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RESUMO 
 

O controle de infecções da cavidade bucal e facial vem direcionando a odontologia 
contemporânea, na busca de novos métodos de desinfecção, mais eficazes e rápidos, tanto 
para usuários de próteses provisórias e aparelhos ortodônticos quanto próteses 
bucomaxilofaciais. O efeito antimicrobiano do ozônio em solução ou na forma gasosa vem 
sendo demonstrado em diversas áreas da medicina e odontologia. Este estudo teve por 
objetivos avaliar in vitro a ação da água ozonizada e da solução do gluconato de clorexidina 
sobre: viabilidade celular de biofilmes mono espécie de Candida albicans, Candida 
parapsilosis e Staphylococcus aureus formados em resina acrílica e silicone e seus efeitos 
sobre resistência flexural da resina e dureza do silicone. Foram confeccionados 66 corpos de 
prova de resina acrílica incolor autopolimerizável e 156 corpos de silicone MDX4-4210, 
incolor e pigmentado. Para a adesão e formação dos biofilmes mono espécie, os corpos de 
prova foram colocados em microplacas de 96 poços, contendo 100 µL de inóculo padronizado 
de C. albicans (ATCC 90028), C. parapsilosis (ATCC 22019) e S. aureus (ATCC 25923) em 
meio de cultura RPMI (Roswell Park Memorial Institute) 1640 com dextrose (SIGMA®), 
seguido de incubação e agitação constante em shaker, por 48 horas a 37ºC. A cada 24 horas, 
nova incorporação de meio de cultura era estabelecida.  Decorrido este tempo, as amostras 
foram submetidas ao tratamento com água ozonizada – 1,0 PPM-mg/L (2, 5 e 10 minutos) e 
gluconato de clorexidina (10 minutos), e seguiram para análise de viabilidade celular por 
redução do sal terazólico (tetrazólio hidróxido -2,3-bis (2 - metoxi - 4 - nitro - 5 - sulfenil ) - 5 
- [ (  fenilamino ) carbonil ] - 2H – tetrazólico - XTT) e  Microscopia Eletrônica de Varredura. 
Para o teste mecânico de resistência flexural, os corpos de prova de resina foram divididos em 
dois grupos de tratamento: água ozonizada e gluconato de clorexidina 2%, enquanto para o 
teste de dureza os corpos de prova de silicone foram avaliados em quatro períodos distintos: 
recém-confeccionado (imediato); 30 dias de armazenagem em água destilada (sem 
tratamento); 30 dias de tratamento com água ozonizada e 30 dias de tratamento com 
gluconato de clorexidina 4%. Para os dois testes, foi estabelecida uma ciclagem de 30 dias 
consecutivos. Testes estatísticos de ANOVA, Tukey post hoc e T de Student foram aplicados 
para avaliação da ocorrência de significância estatística das variáveis observadas para 
resistência flexural e dureza. Os resultados mostraram que a água ozonizada na concentração 
e nos tempos acima estabelecidos não foi efetiva contra micro-organismos em biofilme. A 
solução de gluconato de clorexidina apresentou ação antimicrobiana considerável quando 
comparada à água ozonizada. Os dois tipos de tratamento adotados não apresentaram 
diferença com significância estatística, quanto à resistência flexural. Os dois tratamentos 
(água ozonizada e gluconato de clorexidina), porém ocasionaram aumento da dureza com 
significância estatística, no entanto, os valores mantiveram-se na faixa clinicamente aceitável. 
Adequações sobre os parâmetros tempo, concentração e ação contínua do ozônio deverão ser 
instituídas para novos protocolos de desinfecção, minimizando o risco para infecção 
bucomaxilofacial.   

 
 

Palavras-chave: Ozônio. Biofilmes. Resinas acrílicas. Silicones. Clorexidina. Candida 
albicans. Candida parapsilosis. Staphyolcoccus aureus. Teste de materiais. 
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ABSTRACT 
 

The need to control infections of the oral cavity and the face is directing contemporary 
dentistry to search for new, more effective and rapid methods of both for users of temporary 
prostheses and orthodontic appliances as maxillofacial prostheses. The germicidal effect of 
ozone in solution or as a gas has been demonstrated in several areas of medicine and dentistry. 
This study aimed at evaluating the in vitro action of ozonated water and chlorhexidine 
gluconate solution on the cell viability of single-species biofilms (Candida albicans, Candida 
parapsilosis and Staphylococcus aureus) formed in acrylic resin and silicone and its effect on 
the flexural strength and hardness silicone resin. Sixty-six test pieces of colorless self-curing 
acrylic resin and 156 test pieces of both colorless and pigmented MDX4-4210 silicone were 
made. In order to form and adhere single-species biofilms to the test pieces, they were placed 
in 96-well microplates containing 100 µL of standard inocula of C. albicans (ATCC 90028), 
C. parapsilosis (ATCC 22019) or S. aureus (ATCC 25923) in Roswell Park Memorial 
Institute dextrose (RPMI) 1640 culture medium (SIGMA®). Subsequently, the test pieces 
were incubated with constant stirring in a shaker for 48 hours at 37°C. More culture medium 
was added every 24 hours. Following this, the samples were treated with 1.0 ppm mg/L 
ozonated water for 2, 5 and 10 minutes or chlorhexidine gluconate solution for 10 minutes 
and the cell viability was analyzed by the tetrazolium salt reduction method (tetrazolium 
hydroxide-2,3-bis(2-methoxy-4-nitro-5-sulphenyl)-5-[(phenylamino)-carbonyl]-2H-
tetrazolium-XTT) and by scanning electron microscopy. For the flexural strength test, the 
resin test pieces were divided into two groups: ozonated water and chlorhexidine gluconate 
2%. However, for the hardness test, the silicone test pieces were divided into four groups: 
immediately after making and after 30 days in distilled water (no treatment); 30 days of 
treatment with ozonated water and 30 days of treatment with 4% chlorhexidine gluconate. 
The 30 consecutive day cycling program was used in both tests. The results were compared 
with control test pieces. Differences between groups in respect to the flexural strength and 
hardness were statistically analyzed employing the ANOVA, post hoc Tukey and Student T 
tests. The results showed that immersion in ozonated water at the concentration and for the 
time stipulated in this protocol was not effective against the biofilms. Thus, the chlorhexidine 
gluconate solution presented considerably better antimicrobial activity when compared to the 
ozonated water. There was no statistically significant difference in respect to the flexural 
strength between the two types of treatment (ozonated water and chlorhexidine gluconate). 
Moreover, although both treatments significantly increased the hardness, the values remained 
in the clinically acceptable range. New disinfection protocols should be evaluated using 
different lengths of time, concentrations and continuous ozone action with the aim of 
minimizing the risk of oral and maxillofacial infections. 
 
 
Keywords: Ozone. Biofilms. Acrylic resins. Silicones. Chlorhexidine. Candida albicans. 
Candida parapsilosis. Staphyolcoccus aureus. Test materials. 
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1 INTRODUÇÃO 

  

 A cavidade bucal é um ecossistema microbiológico em equilíbrio saprofítico e, 

como em outras superfícies do corpo, tem uma microbiota diversificada, podendo formar 

biofilmes estrutural e funcionalmente muito organizados (FALCÃO; SANTOS; SAMPAIO, 

2004; MARSH; HEAD; DEVINE, 2015). Neste ambiente, fatores bióticos e abióticos 

modificam a colonização microbiana, permitindo que novas populações possam se estabelecer 

e desenvolver (TAKAHASHI, 2005; MADIGAN et al., 2010).  

 Dentre os micro-organismos que compõem esta microbiota, além das bactérias, 

grande parte é constituída de leveduras do gênero Candida, sendo a espécie albicans presente 

na cavidade bucal em, aproximadamente 50% da população humana, geralmente como 

comensal, sem causar prejuízos. Entretanto, em determinadas circunstâncias, dependentes do 

hospedeiro, como doenças sistêmicas (diabetes e AIDS), fatores nutricionais, terapia com 

antibióticos de amplo espectro, imunossupressores e ainda fatores locais como o uso de 

dispositivos (próteses e aparelhos) e a capacidade de formar biofilme, C. albicans pode atuar 

como agente infeccioso, ocasionando a candidose crônica atrófica, uma inflamação da mucosa 

oral, que pode apresentar sérios prejuízos inviabilizando o uso destes dispositivos 

(SIQUEIRA; BILGE, 2004; CALCATERRA et al., 2013; BRAZ et al., 2014).  

 Adicionalmente à espécie C. albicans, C. parapsilosis tem se destacado como um 

importante patógeno nos quadros de candidíase, e é considerada espécie emergente, associada 

à dispositivos protéticos (KRCMERY; BARNES, 2002; MATSUMOTO et al., 2002; 

CANTÓN et al., 2011). Seu principal fator de virulência está ligado à capacidade de aderir às 

superfícies inertes, e, consequentemente, ao desenvolvimento de biofilme (BERNARDIS et 

al., 1999; DOUGLAS, 2003).  

  A pele como nicho biótico, em condições normais, é rica em micro-organismos, 

com destaque para as espécies bacterianas de Staphylococcus aureus e S. epidermidis, e a 

espécie fúngica C. albicans. No entanto, a composição desta microbiota pode ser modificada, 

dependendo de fatores como umidade, temperatura, bem como, condições do próprio 

hospedeiro, o que pode ocasionar a formação de biofilmes capazes de contaminar mucosas e 

tecidos adjacentes a ela, propiciando o desenvolvimento de infecções. (YU; KORAN; 

CRAIG, 1980; TURNER et al., 1984; NEVES; VILELLA, 1998; KIAT-AMNUAY; 

LEMON; POWERS, 2002; KIAT-AMNUAY et al., 2006).  
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 As espécies de Candida se destacam pela capacidade de formar biofilmes, na 

maioria das vezes resistentes a diversas drogas (RAJENDRAN et al., 2010; SARDI et al., 

2013). O biofilme pode ser definido como um conjunto de micro-organismos distintos ou não, 

que convivem em associação, formando uma comunidade multicelular específica, altamente 

organizada e estruturada (SOLL, 2008; RAMAGE et al., 2009; SARDI et al., 2013) 

constituída de polissacarídeos, proteínas, ácidos nucleicos e lipídios (FLEMMING; 

WINGENDER, 2010), tanto sob os tecidos vivos, quanto em superfícies abióticas (próteses, 

cateteres, entre outros) (DONLAN; COSTERTON, 2002,  SOLL, 2008; FLEMMING; 

WINGENDER, 2010). Essas comunidades se mantêm sob o controle de moléculas 

sinalizadoras e não por meras acumulações de células resultantes da divisão celular (BRAZ et 

al., 2014). Além disso, se caracterizam por uma heterogeneidade funcional, que constitui um 

modo de crescimento protegido permitindo a sobrevivência, mesmo em ambientes hostis 

(COSTERTON; STEWART; GREENBERG, 1999).  

 Dentre as propriedades do biofilme, destacam-se a maior resistência a forças físicas, 

a agentes antimicrobianos e variações ambientais e nutricionais, bem como uma maior 

proteção contra as defesas imunes do hospedeiro (RAMAGE et al., 2001; DOUGLAS, 2003; 

LEID et al., 2005; RAMAGE et al., 2009; WRIGHT et al., 2013). 

 Vários métodos de análise do biofilme têm sido estabelecidos, com destaque aos 

recursos microscópicos, de análise citológica, e ensaios colorimétricos para viabilidade 

celular. Nesse sentido, a Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) revela de forma 

qualitativa, o potencial de estruturação de células sésseis ou planctônicas. Em adição, o 

método colorimétrico investiga a viabilidade celular por redução do sal tetrazólico - tetrazólio 

hidróxido -2,3-bis (2 - metoxi - 4 - nitro - 5 - sulfenil ) - 5 - [ (  fenilamino ) carbonil ] - 2H – 

tetrazólio (XTT), método que representa um dos melhores recursos práticos para análise de 

biofilme (HAWSER et al. 1998; MARTINEZ; CASADEVAL, 2007; PEETERS; NELIS; 

COENYE, 2008;  NETT et al., 2011; PITANGUI et al., 2012; ZHOU et al., 2012). 

   Tendo como base a possível formação de biofilmes, na ortodontia, a falta do 

polimento de resinas acrílicas, utilizadas para a confecção de aparelhos ortodônticos, pode 

levar a alterações físicas que potencializam a colonização microbiana desse material e, 

consequentemente, aumentam o risco de doença bucal, devido à aderência de micro-

organismos (SCHEIE, et al., 1984; ANUSAVICE, 1998; FALCÃO; SANTOS; SAMPAIO, 

2004). 
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A resina sintética mais utilizada na ortodontia é a resina acrílica – polimetilmetacrilato 

(PMMA), também chamada de polímero, e pode ser de dois tipos: termoplástica, quando 

amolece novamente se reaquecida e termopolimerizável, quando se torna resistente à 

deformação (PHILLIPS, 1993; ANUSAVICE, 1998). 

Este tipo de material é comercializado nas formas de pó e líquido. O pó é o 

polimetacrilato de metila, pré-polimerizado, na forma de partículas esféricas muito pequenas, 

contendo pigmentos corantes, com um iniciador ativo, o peróxido de benzoíla. O líquido é o 

monômero de metacrilato de metila, com adição de um inibidor, a hidroquinona. Quando 

misturados, pó e líquido produzem uma massa plástica que pode ser moldada à forma 

desejável. O processo de polimerização é acompanhado de aquecimento. Nas resinas de 

polimerização a frio (quimicamente ativadas) é incorporado ao monômero um ativador do 

iniciador, geralmente uma amina terciária (dimetil-para-toluidina). Quando misturados, pó e 

líquido, o ativador reage com o iniciador, o qual rompe as ligações insaturadas do monômero, 

causando assim a polimerização (ANUSAVICE, 1998). 

O teste mecânico de resistência flexural destina-se a avaliar a capacidade das resinas 

acrílicas de resistir a uma deformação sem fraturar-se. Esta resistência pode sofrer influência 

de alguns fatores como a própria manipulação destas resinas, o uso de soluções químicas 

desinfetantes, dentre outros (MALLMANN et al., 2009; OLIVEIRA, 2011). 

Outro recurso utilizado na odontologia é a prótese bucomaxilofacial, a qual possibilita 

a reabilitação de pessoas portadoras de deformidades faciais com perdas de tecido em orelha, 

olho, nariz, maxila, mandíbula, dentre outras (BENOIST, 1962; BULBULIAN, 1965; 

ORIBE, 1965; MOORE et al., 1977; HANSON et al., 1983; POLYZOIS, 1999a; BAI et al., 

2014) 

Para este tipo de prótese, a resina acrílica termicamente ativada e os silicones 

polimerizados pelo calor ou pela temperatura ambiente, constituem os recursos materiais de 

eleição (BULBULIAN, 1965; POLYZOIS, 1999a). No entanto, o silicone, atualmente, é o 

material mais utilizado, devido à boa flexibilidade, conforto ao paciente e textura semelhante 

à pele humana (ORIBE, 1965; MITRA et al., 2014),  sendo o Silastic MDX4-4210, a escolha 

mundial para a confecção das próteses faciais (ORIBE, 1965; YU; KORAN; CRAIG, 1980; 

TURNER et al., 1984; LEMON  et al., 1995; NEVES; VILELLA, 1998; KIAT-AMNUAY; 

LEMON; POWERS, 2002; GUIOTTI; GOIATO, 2003; 2004; KIAT-AMNUAY et al., 2006; 

MANCUSO; GOIATO; SANTOS, 2009; GOIATO et al., 2010a).  
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 Estas próteses de silicone são de durabilidade relativamente limitada, geralmente de 

dois anos ou menos, isto se deve a fatores como: descoloração, deterioração do material 

(VISSER et al., 2008; ARIANI et al., 2013). Fatores como a higiene pessoal, a poluição 

ambiental, a exposição a raios UV, a temperatura e a umidade, a deposição de resíduos nas 

porosidades da superfície, o uso de adesivos, manuseamento são determinantes para 

deterioração dessas próteses (GUIOTTI; GOIATO; SANTOS, 2010; SANTOS et al., 2012; 

ARIANI et al., 2013). Além disso, secreções da própria pele, como o suor e o sebo 

(POLYZOIS et al., 2000; KURTULMUS et al., 2010), assim como, o uso contínuo de 

produtos químicos para limpeza e desinfecção, contribuem definitivamente para que ocorram 

alterações do material (GUIOTTI; GOIATO; SANTOS, 2010; SANTOS et al., 2012; 

ARIANI et al., 2013; ELENI et al., 2013).  

 Para comprovar a qualidade das próteses constituídas por silicone, um dos quesitos, 

deve avaliar a flexibilidade, ou seja, a sua dureza, medida em unidade SHORE A. Este 

parâmetro é indicativo da textura, devendo situar-se entre 25 a 35 unidades SHORE A, para 

um material utilizado em prótese facial (CARVALHO, 1989; VERES; WOLFAARDT; 

BECKER, 1990).  

Na prática clínica odontológica, diversos procedimentos físico-químicos de limpeza e 

desinfecção de próteses e aparelhos são adotados. Soluções químicas convencionais como 

sabão neutro, hipoclorito de sódio 1%, soluções efervescentes de bicarbonato de sódio e 

gluconato de clorexidina de 2% a 4% constituem-se como recursos mais comuns de 

higienização (GOIATO et al., 2009; GOIATO et al., 2010a; GOIATO et al., 2010b; 

PESQUEIRA et al., 2011). No entanto, estes produtos interferem sobre as propriedades 

mecânicas dos materiais, alterando sua cor e superfície, o que potencializa o risco às infecções 

(ROSE et al., 2000; GOIATO et al., 2009; GOIATO et al., 2010a; PESQUEIRA et al., 2011). 

Novas alternativas de controle microbiano surgem neste contexto, e o ozônio, um gás 

com alto teor oxidante, destaca-se dado e comprovado seu potencial de esterilização e 

desinfecção em diversos segmentos, inclusive na odontologia (ALMEIDA et al., 2004; 

FARIA et al., 2005; DE BOER et al., 2006; NOGALES et al., 2008; CABO et al., 2009; 

BIALOSZEWSKI et al., 2011; SAINI, 2011; SADATULLAH; MOHAMED; RAZAK, 2012; 

NOGALES et al., 2014; AL-SAAD et al., 2015). Nesta área, o ozônio tem sido proposto 

como uma alternativa antisséptica, em função de sua potente ação antimicrobiana e alta 

biocompatibilidade. Na periodontia, o ozônio é utilizado na forma aquosa em bochechos, 

favorecendo a diminuição da adesão de placa à superfície dental e também neutralizando 
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culturas de S. aureus. A eficiente ação da água ozonizada também já foi demonstrada na 

redução de C. albicans aderidas às próteses totais (VELANO et al., 2001; NOGALES et al., 

2008; JOHANSON; CLAESON, 2009; HUTH et al., 2011; GOPALAKRISHNAN; 

PARTHIBAN, 2012; FERREIRA et al., 2013; ASSOCIAÇÃO BRASILEIRA DE 

OZONOTERAPIA, 2015). 

A inativação de micro-organismos pelo ozônio é um processo complexo, pois ataca 

vários constituintes celulares: proteínas, lipídios insaturados, enzimas da membrana celular, 

peptideoglicano, ácidos nucleicos, (DIAO et al., 2004; GUZEL-SEYDIM; GREENE; 

SEYDIM., 2004;  SEIDLER et al., 2008; ZHANG et al., 2011) tanto para formas vegetativas, 

quanto para esporos (KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001, MAHFOUDH et al., 2010). 

Desta forma, o ozônio vem ganhando destaque, especialmente, quando a terapia 

antibiótica não é capaz de controlar os micro-organismos. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

    2.1 Histórico-ozônio  

  

O ozônio (O3) foi descoberto em 1839 por Schonbein (LAPOLLI et al., 2003), e,  em 

1848, foi reconhecido como forma alotrópica do oxigênio (O2) (RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 

1999; VIDAL, 2003). Em 1866, Meritens o reconheceu como potente desinfetante de água 

(LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; LAPOLLI et al., 2003).  Estudos sobre a atividade 

germicida do ozônio iniciaram-se em 1889, pelo químico francês Marius Paul Otto, na 

Universidade de Sorbone, em Paris (LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991).  

A primeira aplicação do ozônio em grande escala ocorreu em 1893 no tratamento de 

água em Oudshoorn, na Holanda (LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; LAPOLLI et al., 

2003). Poucos anos depois, em 1897, o químico Marius Paul Otto criou a primeira companhia 

especializada na construção e instalação de equipamentos de ozonização para tratamento de 

água (LAPOLLI et al., 2003). A partir deste momento, a construção de plantas de tratamento 

de água estendeu-se por grande parte da Europa incluindo algumas cidades da França, 

Alemanha, antiga União Soviética, Espanha, chegando até o continente americano, nos 

Estados Unidos. Em 1914, o número de instalações cresceu rapidamente chegando a cerca de 

100 estações de tratamento de água na França (LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991). 

Desde então o ozônio passou a ser utilizado no tratamento de água para abastecimento público 

em toda a Europa (GRAHAM, 1997; GUZEL-SEYDIM; GREENE; SEYDIM, 2004).  

Na área médica (ozonoterapia), o ozônio é utilizado desde o século XIX e os primeiros 

estudos a respeito foram desenvolvidos na Alemanha. Durante a Primeira Guerra Mundial 

(1914-1918) médicos alemães e ingleses utilizaram o ozônio para o tratamento de feridas em 

soldados. Erwin Payr (cirurgião e professor) teve a experiência do tratamento com ozônio por 

seu dentista (E. A Fisch), e em 1935 apresentou uma publicação intitulada de "O tratamento 

com ozônio na cirurgia". Este foi o início da ozonoterapia que se conhece hoje. Em 1975, o 

uso do ozônio na área médica foi introduzido no Brasil, pelo médico Heinz Konrad, em São 

Paulo–SP. Mais tarde, em 1979, o pesquisador Hans H. Wolff publicou um livro "O Ozônio 

Medicinal,” no qual apresentou sua pesquisa e prática médica do uso do ozônio. E neste 

mesmo ano ele fundou a Sociedade Médica Alemã de Ozônio, posteriormente renomeada de 

Sociedade Médica para Aplicação Preventiva e Terapêutica do Ozônio, considerada uma das 
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mais importantes entre as associações de ozônio de todo o mundo (ASSOCIAÇÃO 

BRASILEIRA DE OZONOTERAPIA, 2015). 

Em 1982, o ozônio foi considerado como um produto seguro -“General Recognized 

As Safe” (GRAS) pela Food and Drug Administration (FDA) para o tratamento e 

descontaminação de garrafas de água. Já na década de 90, nos Estados Unidos, o ozônio foi 

reconhecido como substância GRAS para aplicação direta em alimentos (GRAHAM, 1997) e, 

oficialmente, atribuído como agente sanificante seguro, em 1997, pelo Eletric Power 

Research Institute (EPRI), com avanços subsequentes de sua aplicação segura (UNITED 

STATE DEPARTMENT OF AGRICULTURE, 1997).  

Em 2006, no Brasil, foi fundada a Sociedade Brasileira de Ozonoterapia (ABOZ), a 

qual passou a trabalhar para que esta prática no país pudesse ser realizada de maneira legal, 

consciente, responsável e ética (ASSOCIAÇÃO BRASILEIRA DE OZONOTERAPIA, 

2015).  

 De acordo com Saini (2011) a aplicação do ozônio na medicina e odontologia já foi 

indicada para o tratamento de aproximadamente 260 patologias diferentes. Atualmente, a 

ozonoterapia é reconhecida pelo Sistema de Saúde da Alemanha, Suíça, Áustria, Itália, Cuba, 

Ucrânia, Rússia, Grécia, Israel, Egito, Austrália, bem como praticada em 13 estados dos 

Estados Unidos da América (EUA). Na Rússia, é aplicada em quase todos os hospitais 

públicos com aprovação do Ministério da Saúde. Na Espanha, Canadá, México, alguns 

Estados Norte-Americanos e países da Ásia como China, Malásia e Coréia, a incorporação do 

ozônio nas práticas hospitalares ganha relevância, uma vez que, os benefícios para os 

pacientes são expressivos (MARIÑO; SCWHARTZ, 2012; ASSOCIAÇÃO BRASILEIRA 

DE OZONOTERAPIA, 2015). 

 

 

    2.2 Produção do ozônio  

 

Na formação do O3, ocorre uma reação altamente endotérmica e não espontânea com 

grande gasto de energia, na qual, o oxigênio molecular é dissociado e o oxigênio livre 

resultante reage com outro oxigênio diatômico para formar a molécula triatômica de ozônio 

(RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; UNITED STATES ENVIRONMENTAL 

PROTECTION AGENCY, 1999; VIDAL, 2003). Este processo de formação do O3 está 

ilustrado na Figura 1 



28 

 
 

 Figura 1 – Mecanismo geral de produção do O3. 

 
  Fonte: Do autor 

 

Na estratosfera, o O3 é formado naturalmente em pequenas quantidades por meio da 

radiação solar sobre o oxigênio. Na troposfera, uma pequena quantidade de ozônio é 

produzida, resultante de reações fotoquímicas entre hidrocarbonetos, oxigênio e nitrogênio 

(N2), oriundos de automóveis, indústrias, florestas e ação vulcânica. O gás, assim produzido, é 

instável e decompõe-se rapidamente (HORVÁTH; BILITZKY; HUTTNER, 1985).  

Uma forma alternativa de produção do O3 ocorre por descarga eletroquímica, 

conhecida como efeito corona. Este é o processo mais utilizado por indústrias, pois gera maior 

quantidade de ozônio com menor custo (RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; KHADRE; 

YOUSEF; KIM, 2001). O equipamento gerador do efeito corona é constituído por dois 

eletrodos, submetidos a diferentes potenciais de ação e com a passagem de ar ou oxigênio 

puro entre os dois eletrodos, o O3 é gerado. Deste modo, quando os elétrons possuem energia 

suficiente para dissociar a molécula de oxigênio, surgem colisões, que levam à dissociação do 

oxigênio e a consequente formação do O3 (KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001; GUZEL-

SEYDIM; GREENE; SEYDIM, 2004). A Figura 2 mostra o esquema de um gerador de O3 

pelo processo corona. 
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         Figura 2 – Geração do O3 pelo método de descarga corona. 

 

 

         

         Fonte: Adaptado de Rice et al. (1981). 

 

O O3, quando gerado a partir do ar, depende de um pré-tratamento, que inclui filtração, 

compressão, resfriamento e desumidificação. No entanto, quando gerado a partir do oxigênio 

puro, é necessário um tanque de oxigênio líquido, precedido de um evaporador. As vantagens 

de utilizar um ozonizador alimentado com oxigênio puro estão no menor custo de 

manutenção, maior rendimento e praticidade (LAPOLLI et al., 2003). 

Vários métodos são utilizados para quantificar o O3 e são classificados em físicos, 

físico-químicos e químicos. Os métodos físicos medem a capacidade de absorção de radiações 

no espectro visível, ultravioleta (UV) ou infravermelho. Os físico-químicos medem o efeito 

físico da reação do O3 com substâncias quimioluminescentes. Os químicos medem a 

quantidade de produtos formados quando o O3 reage com o iodeto de potássio ou iodeto de 

hidrogênio (WICKRAMANAYAKE, 1991; KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001).  

O método colorimétrico do índigo, que consta no protocolo “Standards methods for 

the examination of water and wastewater”, foi desenvolvido por Barder & Hoigné, e é 

considerado método padrão ouro para medida do O3, aceito inclusive pelo Enviromental 

Protection Agency (EPA). A oxidação do corante índigo pela molécula de O3, causando 

redução na intensidade da cor azul é o seu princípio técnico (BADER; HOIGNÉ, 1982; 

STANDARD METHODS OF WATER ORGANIZATION, 1997; UNITED STATES 

ENVIRONMENTAL PROTECTION AGENCY, 1999). 
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    2.3 Propriedades físico-químicas do ozônio (O3) 

  

 O ozônio, uma molécula triatômica, composta por três átomos de oxigênio, consiste 

em um gás instável, parcialmente solúvel em água e é caracterizado por odor penetrante e 

pungente (RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; LAPOLLI et al., 2003; DI BERNARDO; 

DANTAS, 2005; SAINI, 2011). 

 Em baixas concentrações (0,01 a 0,05 miligramas por Litro - mg/L) este gás é 

incolor e pode ser facilmente detectado. Ao contrário, em concentrações mais elevadas 

adquire uma coloração azulada (RICE et al., 1981; LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; 

UNITED STATES ENVIRONMENTAL PROTECTION AGENCY, 1999; LAPOLLI et al., 

2003). 

 Dentre os agentes oxidantes, o ozônio se destaca pelo elevado potencial de oxidação 

(2,07 milivolts – mV) e, por isso, é o segundo mais poderoso agente oxidante, perdendo 

apenas para o flúor (3,06 mV) (RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; LAPOLLI et al., 2003). 

A Tabela 1 mostra o valor do potencial de oxidação do ozônio comparado aos outros agentes 

oxidantes. 

 

   Tabela 1 – Agentes oxidantes e respectivos potenciais de oxidação. 

Agente oxidante Potencial de oxidação (mV) 

Flúor 3,06 

Ozônio 2,07 

Peróxido de hidrogênio 1,78 

Permanganato 1,67 

Dióxido de cloro 1,50 

Hipoclorito 1,49 

Cloro 1,36 

   Fonte: Guzel-Seydim; Greene; Seydim (2004). 

 

Com o aumento da temperatura, o ozônio tem sua solubilidade em água diminuída e 

torna-se menos estável, sem perder o poder de desinfecção. De fato, embora sua solubilidade 

esteja diminuída, a difusão é aumentada, o que favorece a destruição microbiana 

(LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; UNITED STATES ENVIRONMENTAL 

PROTECTION AGENCY, 1999; LAPOLLI et al., 2003). 
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O potencial hidrogeniônico (pH) é outro fator que exerce influência sobre o ozônio. 

Assim, quando alcalino, favorece a sua decomposição e, como consequência, surgem 

diferentes tipos de compostos oxidantes, como, íons hidroxila (OH-), peróxido de hidrogênio 

(H2O2), entre outros (LAPOLLI et al., 2003; DI BERNARDO; DANTAS, 2005). De outro 

modo, o ph, quando ácido, parece acelerar o processo de inativação microbiana (ZUMA; LIN; 

JONNALAGADDA, 2009). 

Em solução aquosa, o O3 é relativamente instável e apresenta meia-vida que varia de 

20 a 30 minutos a 20°C (WICKRAMANAYAKE, 1991; KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001; 

VIDAL, 2003). Entretanto, quando submetido à acidificação e/ou redução de temperatura, 

outros estudos identificaram maior estabilidade do O3 por um tempo superior, em média de 

165 minutos (WALTER; SHERMAN, 1976; YANG; CHEN, 1979; RICE et al., 1981; DI 

BERNARDO; DANTAS, 2005). A Tabela 2 apresenta a relação da temperatura e da 

solubilidade do O3 em água. 

 

          Tabela 2 – Relação da temperatura e da solubilidade do ozônio em água.       

Temperatura (°C) Solubilidade (Litros de ozônio/Litros de água) 

0 0,640 

15 0,456 

27 0,270 

40 0,112 

60 0,000 

          Fonte: Rice et al. (1981). 

  

De acordo com a United States Environmental Protection Agency (1999), a meia-vida 

do ozônio é de 12 horas na fase gasosa, mais estável se comparada a do ar atmosférico.  

Ao reagir com a matéria orgânica, o gás ozônio oxida alguns compostos e se 

decompõe em O2 e radicais livres, gerando oxidantes secundários, que reduzem a atividade 

antibacteriana, fato comprovado nos estudos de Yang e Chen, (1979); Staehelin e Hoigné 

(1985) e Restaino et al., (1995).  

Outro fator de impacto para estabilidade do ozônio se deve à propriedade apresentada 

de diversos equipamentos geradores. Assim, o tamanho das bolhas geradas reflete a uma 

maior ou menor variação de atividade: quanto menores as bolhas, maior a superfície de 
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contato, e, portanto, maior sua estabilidade. Da mesma forma, sobre agitação constante, nota-

se um aumento considerável do contato e da solubilidade (KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001). 

A decomposição do ozônio pode ser acelerada por interferência de processos químicos 

ou físicos. Assim, a radiação ultravioleta e a presença de catalisadores a base de paládio, 

manganês ou óxido de metais, além de hidróxidos e peróxidos, o desestabilizam, tornando 

menos ativo (LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; LAPOLLI et al., 2003). 

 Os materiais e equipamentos utilizados também exercem influência sobre o perfil de 

atividade do ozônio, sendo o aço inoxidável, os plásticos, a borracha natural e o silicone, os 

materiais de escolha para este fim. Os plásticos como o Politetrafluoretileno (PTFE), Fluoreto 

de Polivinilideno ou Difluoreto de Polivinilideno (PVDF), Policloreto de Polivinila ou 

Policloreto de Vinil (PVC) e Etileno Clorotrifluoretileno (ECTFE) se destacam pelo bom 

desempenho, quando em contato com o ozônio e pela maior resistência à corrosão, 

propriedade também observada para o aço inoxidável (GREEN; SMITH; KNIGHT, 1999; 

SINGH; SINGH, 1999). A borracha natural é altamente sensível ao contato com o ozônio, o 

que leva à desintegração total da mesma (KIM; YOUSEF; KHADRE, 2003), porém, o 

silicone é mais resistente com menor tempo de exposição (PIRANI, 2011). 

 

 

    2.4 Ação antimicrobiana do ozônio         

 

 O efeito antimicrobiano do ozônio contra bactérias, bolores, leveduras, vírus, 

protozoários, bem como esporos de fungos e bactérias, ocorre devido a uma de suas principais 

propriedades físico-químicas, o alto poder oxidante capaz de destruir diretamente todos os 

micro-organismos (KIM; YOUSEF; CHRISM, 1999; STUBINGER; SADER; FILIPPI, 2006; 

NAGAYOSHI et al., 2004b; BIALOSZEWSKI et al., 2010; SADATULLAH; MOHAMED, 

RAZAK, 2014).  

 A inativação dos micro-organismos pelo ozônio é um processo complexo, pois ataca 

uma série de constituintes celulares, incluindo proteínas, lipídeos insaturados, enzimas 

respiratórias, peptideoglicano e ácidos nucleicos (BABLON et al., 1991; VICTORIN, 1992; 

HUNT; MARIÑAS, 1997; ARANA et al., 1999;  SEIDLER et al., 2008; ZHANG et al., 

2011). 

 De acordo com Seidler et al. (2008) o efeito antimicrobiano do ozônio contra os 

micro-organismos é um resultado de sua  ação sobre a membrana citoplasmática devido a 
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ozonólise de ligações duplas e também à ocorrência de modificações do conteúdo intracelular 

em consequência de efeitos oxidantes secundários. Esta ação é seletiva para células 

microbianas, mas não danifica células do corpo humano por causa de sua grande capacidade 

antioxidante. 

 Em um estudo realizado por Cho et al. (2010), utilizando a bactéria Escherichia coli 

para testar a ação de diversos desinfetantes químicos, constatou-se que o ozônio, em função 

de seu alto teor oxidante, apresentou maior efeito atingindo diretamente estruturas superficiais 

da célula bacteriana, enquanto outros desinfetantes destacaram-se por atacar elementos 

internos do micro-organismo testado. 

 O ozônio é capaz de inativar bactérias de forma eficaz, com a vantagem de que os 

tempos de contato para a ação antimicrobiana são de 4 a 5 vezes mais curtos em comparação 

com o cloro (ZUMA; LIN; JONNALAGADDA, 2009; ZUMA; JONNALAGADDA, 2010). 

 A atividade do ozônio foi demonstrada contra bactérias Gram-positivas e Gram-

negativas (NAGAYOSHI et al., 2004b; ALMÁZ; SONMEZ, 2015), bem como para os 

esporos, sempre mais resistentes do que a forma vegetativa (PIRANI, 2011). Quando 

comparada a ação inibitória entre os dois grupos de bactérias, as Gram-negativas mostraram 

maior sensibilidade, devido à menor quantidade de peptideoglicano em sua parede celular 

(LANGLAIS; RECKHOW; BRINK, 1991; RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; 

NAGAYOSHI et al., 2004b; SHARMA; HUDSON, 2008).  

 De outro modo, o processo de ozonização é também efetivo contra fungos e tem se 

mostrado potencialmente aplicável em degradar os produtos secundários de seu metabolismo, 

como as micotoxinas (RUSSEL; HUGO; AVLIFFE, 1999; KIM; YOUSEF; DAVE, 1999; 

LUO et al., 2014). Em estudos anteriores, Wickramanayake (1991) demonstrou que, em 

menor exposição, os fungos foram mais sensíveis que bactérias como Escherichia coli, S. 

aureus e Bacillus spp. Quando compararam fungos filamentosos e leveduras, as últimas foram 

mais sensíveis ao ozônio, evento apresentado pelo estudo de Kim, Yousef e Dave (1999). 

A ação antimicrobiana do ozônio depende de fatores como o tempo de exposição, a 

concentração do ozônio, e ainda da sensibilidade da espécie microbiana e sua concentração 

inicial (BAYSAN; WHILEY; LINCH, 2000; HASS & KAYMAK, 2003; LAPOLLI et al., 

2003;  CELIBERTI; PAZERA; LUSSI, 2006; LUDDEKE et al., 2015). 

Uma série de estudos listados logo a seguir (Quadro1), demonstram diversas formas 

de aplicação do ozônio na microbiologia, bem como seu respectivo potencial de ação 

antimicrobiana em relação ao tempo e concentração. 
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Quadro 1 – Distribuição da ocorrência de micro-organismos submetidos ao ozônio e 
respectivos valores de interferência. 

Autor/Data Tipo de micro-
organismo 

Concentração de 
ozônio 

Tempo de contato Potencial de ação 
(Redução em log 

ou contagem0 

Material testado 

Finch, Smith e 
Stiles (1988) 

Bactéria 4,4 a 800 
microgramas/L 

30 a 120 segundos 0,5 a 6,5 
logaritmos (log) 

em contagen 

População de E. coli 

Ramirez et al. 
(1994) 

Bactéria 8% (p / p) 15 segundos 1 log  Pele de frango 
inoculada com 

Salmonella 
enteritidis 

Korol et al. (1995) Várias bactérias 0,33 mg/L _____ 5 log Amostras de água 
inoculadas 

artificialmente 
Restaino et al. 

(1995) 
Leveduras ______ 5 minutos 4,5 log O próprio micro-

organismo 

Torres, Regê 
Ferreira e Rímoli 

(1996) 

Não especificado 2,1 Partes por 
milhão (PPM) 

______ 95% Carcaças de frango 

Dave et al.  
(1998) 

Bactéria 1,5 PPM ______ 6 log População 
de Salmonella 

enteritidis em água 
destilada 

Kim, Yousef e 
Chrism 
(1999) 

Bactérias 1,3 Milimolar 
(mM) 

3 minutos 2 log Unidade 
Formadora de 

Colônia por grama 
(UFC/g) em 

contagem total 

Alface picada 

Velano et al. 
(2001) 

Bactéria ______ ______ 100% Cepas 
de Staphylococcus 

aureus 
Cardoso et al. 

(2003) 
Micro-organismos 

aeróbios 
heterotróficos/bacté

rias 

4 mg/L 2 minutos 13% a 100% Sanitização de 
galões de água de 20 

Litros 

Nagayoshi et al. 
(2004a) 

Bactérias ______ 
 

______ Viabilidade 
diminuída 

Dentes bovinos 
contaminados 

com Enterococcus 
faecalis e Streptococ

cus mutans 
Faria et al.  

(2005) 
Leveduras 3,3 miligramas por 

mililitro (mg/mL) 
20, 40, 60, 80, 100, 
120, 140, 160, 180 
e 300 segundos (s) 

100% Suspensões de cepas 
de Candida albicans  
isoladas de saliva e 

cepas padrão 
Prestes  
(2007) 

Bolores e leveduras 0,5; 1,0 e 
 1,5 mg/L 

1 minuto Redução efetiva 
na população 

Alface americana e 
crespa, rúcula e 

agrião 
Selma et al.  

(2007) 
Bactéria 1,6 e 2,2 PPM 1 minuto 3,7 e 5,6 log 

(UFC/mL) 
Alface 

Lanita e Silva 
(2008) 

Bolores e  
leveduras 

0,03 PPM  
 11°C/umidade 
relativa 80-85% 

60 dias 2,8 para 9,0 
UFC/cm em 

contagem 

Queijo parmesão 

Huth et al.  
(2009) 

Bactérias e 
leveduras 

planctônicas; 
biofilme mono-

espécie 

1,25 a 20 
microgramas por 
mililitro (µg/mL) 

1 minuto-culturas 
planctônicas 
10 minutos – 

biofilme  

5 µg/mL de 
ozônio aquoso 

eficaz para células 
planctônicas 

 20 µg/mL eficaz 
para biofilme 

Canais radiculares de 
dentes 

Bialoszewski et al. 
(2011) 

Biofilmes de 
bactérias 

1,2 - 3,6 µg/mL Menos 
de 30 s 

Queda brusca de 
células viáveis 

Cepas clínicas de 
Staphylococcus 

aureus e 
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Observa-se que não há uma uniformidade de protocolos de aplicação do ozônio quanto 

à concentração, tempo de exposição, forma de aplicação, tipo de equipamento, nem 

tampouco, para que fins sejam destinados. Mesmo assim, em termos gerais, a ação 

antimicrobiana é demonstrada nestas pesquisas. 

  

Pseudomonas 
aueruginosa  

Case et al. 
 (2012) 

Biofilme mono-
espécie de bactéria 

140 PPM 120 segundos Ineficaz na 
eliminação total 

do biofilme, 
porém útil como 

adjuvante na 
desinfecção 

Canais radiculares de 
dentes extraídos 

Sadatullah, 
Mohamed e Razak 

(2012) 

Bactérias e 
levedura 

0,1 PPM 20 minutos de 
ozonização/ 30 

segundos de 
exposição ao 

ozônio 

Redução da carga 
de bactérias 

Placa supragengival 
de dois dentes 

superiores 

Katti e Chava 
(2013) 

Bactérias 
anaeróbias gram-

negativas 

2,40 gm/Litro. 40 segundos 
(três vezes na 

semana, durante 
duas semanas) 

E ficaz na redução 
das bactérias 
Porphymonas 

gingivalis, 
Prevotella 
intermedia, 

Fusobacterium 
nucleatum 

Tecido periodontal 
de pacientes com 

periodontite crônica 

Nogales et al. 
(2014) 

Bactérias gram-
positivas/gram-

negativas 

2 µg/mL 
5 µg/mL 
8 µg/mL 

1 minuto Inibição total do 
crescimento na 
concentração de 

8µg/mL de ozônio 

Suspensões de cepas 
ATCC Pseudomonas 

aeruginosa; 
Staphylococcus 

aureus; 
e Enterococcus 

faecallis 
Al-Saad et al.  

(2015) 
Biofilmes e células 

planctônicas de 
Staphylococcus 

aureus 

0,1 mg / minuto 15 a 
360 minutos 

Redução de 99% 
de células 

planctônicas em 
15 minutos de 

exposição. 
Erradicação total 
do biofilme em 
360 minutos de 

exposição. 

Suspensões de 1 × 
109 CFU/mL de S. 
aureus  e Biofilme 

de S. aureus em 
discos 

de liga de titânio 
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3 RELEVÂNCIA E JUSTIFICATIVA 

 

O uso de dispositivos protéticos como aparelhos ortodônticos, próteses provisórias e 

próteses faciais pode promover o acúmulo de biofilme e consequentemente aumentar a 

incidência de doenças fúngicas e bacterianas. Recursos de desinfecção mostram-se, muitas 

vezes, inativos contra micro-organismos, sejam como células planctônicas ou em biofilme. 

Além disso, a utilização diária de produtos químicos desinfetantes, ou a adoção de processos 

físicos de eliminação microbiana, podem danificar os recursos materiais que constituem as 

próteses faciais, próteses provisórias e aparelhos ortodônticos.  

 Neste contexto, o ozônio combinado com água é um desinfetante promissor a ser 

utilizado na prática odontológica, uma vez que se constitui como um processo rápido, de fácil 

execução e baixo custo. Adicionalmente, a escassez de pesquisas com protocolos 

padronizados, para utilização de água ozonizada como desinfetante, justifica este trabalho.   
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4. OBJETIVOS 

 

 

     4.1 Objetivo geral  

 

 Avaliar, in vitro, o efeito da água ozonizada sobre propriedades mecânicas e 

microbiológicas dos materiais utilizados para confecção de próteses odontológicas. 

 

 

     4.2 Objetivos específicos 

 

 Avaliar a ação antimicrobiana da água ozonizada sobre a viabilidade celular de 

biofilmes maduros mono espécies de Candida albicans, Candida parapsilosis e 

Staphylococcus aureus, formados sobre resina acrílica ativada quimicamente – RAAQ 

de próteses provisórias e aparelhos ortodônticos e silicone de próteses 

bucomaxilofaciais; 

 

 Comparar os efeitos inibitórios da água ozonizada e do gluconato de clorexidina, sobre 

a viabilidade celular de biofilmes maduros mono espécies formados em resina acrílica 

ativada quimicamente – RAAQ de próteses provisórias e aparelhos ortodônticos e 

silicones de próteses bucomaxilofaciais; 

 
 Comparar o efeito da água ozonizada com o gluconato de clorexidina sobre a 

resistência flexural da resina acrílica ativada quimicamente – RAAQ, utilizada na 

confecção de próteses provisórias e aparelhos ortodônticos; 

 

 Comparar a dureza SHORE A do silicone MDX4-4210 incolor – usado na confecção 

de próteses bucomaxilofaciais – em quatro períodos distintos: imediato à confecção, 

após armazenagem por 30 dias em água destilada, 30 dias de tratamento com água 

ozonizada e 30 dias de tratamento com gluconato de clorexidina. 
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5. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

     5.1 Local dos experimentos 

 

Os experimentos foram realizados em três locais distintos, conforme apresentado no 

Quadro 2. 

 

     Quadro 2 – Local dos experimentos. 

Local dos experimentos Experimento realizado 

Faculdade de Medicina de São José do Rio Preto (FAMERP) 

Laboratório e Microbiologia do Departamento de Doenças 

Dermatológicas, Infecciosas e Parasitárias , São José do Rio 

Preto, São Paulo, Brasil. 

 

Ensaios Microbiológicos  

Faculdade de Ciências Agrárias e Veterinária (UNESP) 

Laboratório de Microscopia Eletrônica do Departamento de 

Biologia – Universidade Estadual Paulista “Júlio de 

Mesquita Filho”- Campus de Jaboticabal, São Paulo, Brasil . 

Microfotografias em 

Microscópio Eletrônico de 

Varredura (MEV) 

Faculdade de Odontologia de Araçatuba (UNESP) 

Departamento de Materiais Odontológicos e Prótese 

Universidade Estadual Paulista “Júlio de Mesquita Filho”, 

Campus de Araçatuba, São Paulo, Brasil. 

Confecção dos corpos de 

prova de resina e silicone/ 

Testes de Resistência 

Flexural e Dureza 

    Fonte: Do autor 

 

 

    5.2 Confecção dos corpos de prova 

 

Nesta pesquisa foram confeccionados 66 corpos de prova de RAAQ (JET®, Clássico), 

utilizada para confecção de aparelhos ortodônticos de resina e próteses provisórias, e 156 

corpos de prova de silicone (MDX4-4210, Dow Corning Corporation), para confecção de 

próteses bucomaxilofaciais. 
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           5.2.1 Corpos de prova de resina  

 

Os corpos de prova de RAAQ foram confeccionados mediante as normas da American 

Dental Association – ADA (1975), de acordo com a especificação no 12. Para realização dos 

ensaios microbiológicos, foram confeccionados 36 corpos de prova no formato circular e 30 

no formato retangular para o teste de resistência flexural. Utilizou-se a resina acrílica ativada 

quimicamente, incolor (JET®, Clássico, Produtos Odontológicos, São Paulo, SP), manipulado 

de acordo com as normas do fabricante. Uma matriz metálica circular e outra retangular 

(Figura 3) foram necessárias para confecção dos corpos de prova. Seguiu-se a técnica de 

polimerização sobre pressão de 40 Libras, sem água, por 5 minutos em panela elétrica 

semiautomática (Metal Vander®, Piracicaba, SP). Finalizada a confecção de todos os corpos 

de prova (Figura 4), apenas os de formato circular, destinados aos ensaios microbiológicos, 

foram submetidos à esterilização por óxido de etileno (OXIMED, São José do Rio Preto, SP). 

 

                 Figura 3 – Matriz metálica retangular e matriz metálica circular para confecção 
                                    dos corpos de prova de resina. 
  

 

                  Fonte: Do autor . 

 

 

                              Figura 4 – Corpos de prova de resina: circulares e retangulares. 

 
                              Fonte: Do autor. 
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            5.2.2 Corpos de prova de silicone 

 

Foram confeccionados no total, 156 corpos de prova de silicone, todos no formato 

circular de acordo com especificações D 2240 da Sociedade Americana para Testes e 

Materiais (ASTM) (1988). Uma matriz metálica em alumínio, com 180 compartimentos 

circulares de 5 milímetros (mm) de diâmetro e 2 mm de espessura, foi utilizada para 

confecção dos corpos de prova (Figura 5). 

 

      Figura 5 – Matriz metálica para confecção dos corpos de prova de silicone. 

 
                                       Fonte: Do autor. 

 

 

Para a confecção destes corpos de prova, utilizou-se o silicone MDX4-4210 (Dow 

Corning Corporation, MI, EUA) incolor e pigmentado (médio e escuro), manuseado de 

acordo com as instruções do fabricante, em temperatura ambiente de 23  25ºC, umidade 

relativa de 50  10%. O silicone e os pigmentos foram pesados em balança digital, misturados 

e inseridos na matriz metálica, onde permaneceram confinados, com a superfície externa 

exposta ao meio ambiente durante três dias, para a completa polimerização do material. 

Decorrido este período, os corpos de prova foram removidos da matriz (Figura 6) com auxílio 

de um instrumento de ponta fina, e posteriormente, apenas aqueles destinados ao ensaio 

microbiológico foram conduzidos à esterilização por óxido de etileno (OXIMED, São José do 

Rio Preto, SP).  A caracterização do silicone incolor e dos pigmentos utilizados para 

confecção dos corpos de prova, está representada no quadro 3. 
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  Quadro 3 – Caracterização do silicone incolor e dos pigmentos utilizados para confecção 
dos corpos de prova. 

MATERIAL FABRICANTE PIGMENTADO OU NÃO LOTE 

MDX4-4210 
(Polidimetilsiloxano) 

Dow Corning 
Corporation, 

Midland, 
Mich 

Incolor 0007491879 

Functional Intrinsic 
II - Silicone 

Coloring System 

Factor II Inc, 
Lakeside, 

Ariz 

Tonalidade média 
(Tan FI – 215) 

B 042811 

Functional Intrinsic 
II - Silicone 

Coloring System 

Factor II Inc Tonalidade escura 
(Black FI – 205) 

SB 041411 

 

 

   

    Figura 6 – Corpos de prova de silicone incolor e pigmentado (médio e preto). 

 
                Fonte: Do autor 

 
 
 
     5.3 Produção da água ozonizada  

 

 O Gerador de ozônio (OZONLIFE®) foi utilizado nesta pesquisa, com capacidade de 

produção de 0,3 gramas de ozônio por hora (g/h), e foi acoplado a um gerador de oxigênio 

(modelo ever flo – White Martins®), com vazão de 1 Litro por Minuto (LPM). O ozônio neste 

sistema foi gerado pela ação de corrente elétrica sobre as moléculas de oxigênio de alta 

pureza, fornecido pelo gerador de oxigênio.  

Utilizou-se 100 mililitros (mL) de água destilada estéril (25°C), colocados em um 

béquer (estéril). Uma mangueira de silicone, com uma pedra porosa em uma das extremidades 

foi conectada ao gerador de ozônio, e colocada em contato com a água promovendo um 

sistema difusor de bolhas finas. Este sistema permaneceu ligado por 15 minutos, com o 

objetivo de ozonizar a água.  
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    5.4 Mensuração do ozônio. 

 

 Após os 15 minutos de ozonização, a concentração final do ozônio na água – residual 

de ozônio – foi  monitorada,  com o auxílio de um conjunto colorimétrico CHEMets® KIT 

Ozone (K-7404), seguindo-se a instrução do fabricante, Figura 7. 

 

Figura 7 – Conjunto colorimétrico CHEMets® KIT Ozone (K-7404). 

 
                                                       Fonte: Do autor 

          

     

    5.5 Obtenção das cepas microbianas 

 

Os grupos microbianos de investigação foram constituídos por cepas padrões da 

coleção americana – American Type Culture Collection (ATCC) conforme descrição a seguir: 

Candida albicans (90028), Candida parapsilosis (22019) e Staphylococcus aureus (25923). 

Para que as cepas fossem reativadas, as mesmas foram retiradas do freezer (Sanyo®, modelo 

MDF-U53VC) – 80°C, semeadas em caldo Sabouraud e caldo Brain Heart Infusion (BHI) 

respectivamente, e incubadas a 35ºC, por 48 horas. Posteriormente, as leveduras foram 

repicadas em placas de Ágar Sabouraud (AS) e mantidas em estufa de 30°C, por 48 horas. 

Para bactéria, a semeadura ocorreu em Ágar BHI, com incubação a 35°C, por 24 horas. 
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    5.6 Formação do biofilme 

  

 A formação do biofilme foi realizada segundo os protocolos descritos por Peeters, 

Nelis e Coenye (2008) e Pitangui et al. (2012), com modificações estabelecidas quanto à sua 

inclusão nos corpos de prova (resina e silicone).  

Inicialmente, suspensões com 5 mL de salina estéril a 0,9% foram preparadas com as 

cepas de micro-organismos obtendo-se uma suspensão de 5x107 ou 108 UFC/mL – escala 4 de 

MacFarland para levedura e  escala 2  para bactéria. 

Os corpos de prova de resina e silicone foram distribuídos em microplacas estéreis, de 

fundo plano contendo 96 poços (α Alfa®, Ipiranga – SP, Brasil). A distribuição ocorreu na 

proporção de 4 corpos de prova de resina e 4 de silicone para cada micro-organismo. Foram 

incorporados 100 microlitros (µl) de cada inóculo (C. albicans, C. parapsilosis e S. aureus), 

seguido de incubação e agitação constante em shaker (80 rotações por minuto –  rpm) a 37°C 

por 2 horas, para pré-adesão do biofilme. Decorridas 2 horas, os inóculos foram retirados com 

adição subsequente de 100 µL do meio de cultura RPMI 1640 (Roswell Park Memorial 

Institute) com dextrose (SIGMA®). Nova incubação sob as mesmas condições foi estabelecida 

e mantida por 48 horas a 37ºC, com meio de cultura trocado a cada 24 horas. Decorrido o 

tempo pré-estabelecido, o meio de cultura foi retirado cuidadosamente, e os poços contendo 

os corpos de prova de resina e silicone foram lavados três vezes com 200 µL de salina estéril, 

0,9%. Para o meio de cultura utilizado e soluções (RPMI, PBS e Salina) utilizou-se controle 

de esterilidade e para os micro-organismos, controle de crescimento. 

 

      

     5.7 Análise da viabilidade celular  

 

 Uma alíquota da água destilada ozonizada (200 µL) foi transferida para microplaca 

contendo os corpos de prova de resina e silicone com os biofilmes pelas espécies microbianas. 

Três tempos de exposição da água ozonizada foram considerados: 2, 5 e 10 minutos.  

Decorridos os tempos, a água ozonizada foi retirada de cada poço e 50 µL de XTT (SIGMA®) 

– 1 mg/mL em PBS e 4 µL de Menadiona (SIGMA®) – 1 mM em Etanol, foram inoculados, 

com  incubação a 37°C por 4 horas sob agitação constante de 80 rpm. Findo este tempo, os 

corpos de prova foram retirados e as placas seguiram para leitura espectrofotométrica em 
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leitor de ELISA (Labtec®, LT4000). A viabilidade celular foi mensurada com valores de 

absorbância (DO 492 nm) e comparada com os controles positivos e negativos.  

A solução de gluconato de clorexidina (2% e 4 %) foi utilizada como padrão de 

atividade inibitória, a ser comparado com a da água ozonizada, obedecendo aos critérios 

metodológicos utilizados nesta pesquisa. 

 

   

     5.8 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV)  

 

 Esta análise iniciou-se com a fixação dos corpos de prova em glutaraldeído, mantidos 

por 48 horas. Em seguida, os mesmos foram tratados com solução de tetróxido de ósmio 

(OsO4) 1% em tampão fosfato 0,1 Molar (M), por 12 horas.  A desidratação em etanol foi 

estabelecida com concentrações crescentes (50%, 60%, 70%, 90% e 100%), realizadas com 

intervalos de 20 minutos. Posteriormente foi realizada a secagem em ponto crítico, por 40 

minutos, no equipamento MS Electron Microscopy®, modelo 850. Logo após, foi realizado o 

processo de metalização, que ocorreu no aparelho Denton Vacuun®, modelo Desk II, por 

sublimação em ouro durante 150 segundos. Findo este processo, as amostras foram levadas ao 

microscópio eletrônico de varredura JEOL Sciences®, modelo JSM-5410, para análise. 

 

 

    5.9 Teste de resistência flexural – resinas 

 

Este ensaio ocorreu em duas etapas e foi realizado com o objetivo de avaliar a 

resistência flexural da resina entre dois tipos de tratamento: água ozonizada e gluconato de 

clorexidina 2%. 

  Os corpos de prova retangulares foram subdivididos em dois grupos (n = 10) 

conforme as soluções utilizadas para tratamento/desinfecção: grupo água ozonizada (30 mL 

de 100 mL de água destilada ozonizada a 1,00 PPM-mg/l por 15 minutos) e gluconato de 

clorexidina (2%). O tratamento foi estabelecido a partir de uma ciclagem de 30 dias com a 

imersão dos corpos de prova nas soluções de tratamento, por 10 minutos, uma vez ao dia. 

Findos os 10 minutos de tratamento, os corpos de prova foram mantidos em recipientes 

fechados contendo saliva artificial e incubados em estufa a 37°C. 
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 Ao finalizar a ciclagem de 30 dias, os corpos de prova seguiram aos testes de 

resistência flexural, realizados na Universidade Estadual Paulista “Júlio de Mesquita Filho” – 

Campus de Odontologia-Araçatuba/SP. Para este teste utilizou-se a Máquina de Ensaio 

Universal (EMIC®, DL3000) (Figura 5), calibrada em velocidade de 5 mm por segundo. Para 

tanto, os corpos de prova foram posicionados sobre suporte metálico contendo dois pontos de 

sustentação, aplicando-se força axial e equidistante aos dois outros pontos até a ruptura do 

corpo de prova, com registro do valor necessário para quebra em Newton (N) (Figura 8). O 

cálculo da resistência flexural foi determinado pela fórmula s = 3Fl/2bh2 , onde s 

corresponde à resistência flexural em MPa, F é a força máxima exercida sobre a amostra em 

Newtons, l é a distância entre os suportes (em mm), b a largura da amostra (em mm) e h a 

altura do corpo de prova (em mm). 

  

 Figura 8 – Máquina de Ensaio Universal de Resistência Flexural – EMIC® DL3000 

     
                   Fonte: Oliveira, 2011. 

 

 

    5.10 Teste de dureza – silicones 

  

Este ensaio foi realizado com o objetivo de avaliar a dureza dos três grupos de silicone 

(incolor, médio e preto) em quatro períodos distintos: recém-confeccionado (imediato); 

armazenado por 30 dias em água destilada (sem tratamento), tratado durante 30 dias com água 

ozonizada e durante 30 dias com gluconato de clorexidina – 4%. 

Para o ensaio com água ozonizada, 30 corpos de prova de silicone no formato circular 

foram divididos em três grupos, de acordo com a pigmentação ou não: incolor (n = 10), médio 

(n = 10), preto (n = 10), e submetidos ao tratamento com água ozonizada, uma vez ao dia, por 

10 minutos, durante trinta dias consecutivos. Neste sentido, 100 mL de água destilada foram 

ozonizados por 15 minutos e em seguida distribuídos num volume de 30 mL para cada um 
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dos três recipientes (divididos em três grupos: incolor, médio e preto), nos quais os corpos de 

prova foram submersos e mantidos durante o tempo de tratamento estabelecido. Ao término, 

os mesmos foram retirados, colocados em novos recipientes contendo água destilada e 

colocados em estufa de 35-36 °C, onde permaneceram até o próximo ensaio. Finalizada a 

ciclagem de 30 dias, os corpos de prova foram encaminhados para o teste de dureza. 

Paralelamente, para os outros dois períodos (imediato e 30 dias de armazenagem em água 

destilada), ocorreram métodos distintos de avaliação: ao primeiro, assim que confeccionados, 

os corpos de prova incolor (n = 10), médio (n = 10) e preto (n = 10), seguiram para os testes 

de dureza; ao segundo, os corpos de prova incolor (n = 10), médio (n = 10) e preto (n = 10) 

foram mantidos em água destilada por 30 dias, seguindo os mesmos ensaios de dureza. Para o 

ensaio com a solução de gluconato de clorexidina os mesmos parâmetros foram adotados. 

Para o teste de dureza foi utilizado o Durômetro Digital (Teclock® (Woltest), modelo 

GSD 709) com um suporte, desenvolvido para facilitar a medição em série, eliminando erros 

de carga e a aplicação não vertical do durômetro, com garantia de uma perfeita uniformidade 

nos ensaios (Figura 9).  

 

             Figura 9 – Durômetro Digital Teclok® – Woltest com suporte. 

 
                 Fonte: Guiotti (2010). 

 

O teste de dureza com os corpos de prova de silicone, realizado no durômetro 

Teclock®, ocorreram de acordo com a especificação D 2240 da American Society for Testing 

and Materials (ASTM) (1988). Este método baseia-se na penetração de uma agulha sobre a 

superfície do material com uma carga constante de 10 N (para a Dureza SHORE A, o peso de 

1 Quilograma (Kg) já é fixo no suporte). Os valores de dureza são expressos em unidade 

SHORE A, sendo que a faixa de ensaio está compreendida entre 0 a 100 SHORE, com 

tolerância de mais ou menos (±) 1%.  A dureza é inversamente proporcional à penetração da 
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agulha, ou seja, quanto maior a penetração, menor o valor indicado na escala (GUIOTTI, 

2006). 

Para efetuar a medição, cada corpo de prova foi posicionado na mesa do suporte do 

durômetro, mantendo uma distância de ± 2 mm da ponta penetradora. A alavanca do suporte 

foi acionada, elevando a mesa contendo o corpo de prova contra a ponta penetradora (Figura 

9). Para que as leituras fossem precisas, efetuaram-se três medições no sentido do diâmetro de 

cada amostra, sendo o mesmo deslocado o suficiente para que não ocorressem diversas 

perfurações no mesmo ponto (GUIOTTI, 2006). Cada leitura foi executada após 1 segundo de 

contato entre a ponta analisadora e o material (KAZANJI; WATKINSON, 1988) com carga 

constante de 1 Quilograma-força (Kgf) (KIAT-AMNUAY et al., 2005), obtendo assim um 

valor médio da dureza SHORE A. 

 

 

    5.11 Análise Estatística 

 

Após a coleta dos dados de resistência flexural e dureza, os mesmos foram 

planilhados e submetidos à análise estatística descritiva, a partir dos cálculos de medida de 

tendência central e dispersão. Em seguida, foi aplicado o teste de normalidade de 

Kolmogorov-Smirnov, para verificação da normalidade dos mesmos.  

Os dados de dureza do silicone obtidos foram comparados utilizando-se o teste de 

ANOVA, com teste de Tukey post hoc. 

As comparações dos valores de resistência flexural obtidos após os tratamentos com 

água ozonizada e gluconato de clorexidina foram analisadas com o teste T de Student  

Em todas as análises foi adotado um nível de significância de 5%. O programa 

utilizado foi o SPSS 23.0 (IBM, Armonk, Nova Iorque, EUA). 
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6 RESULTADOS  

 

    6.1 Mensuração do ozônio 

 

A Tabela 3 mostra os resultados obtidos após a mensuração do residual de O3. Foi 

possível observar que a concentração de ozônio residual foi de 1,0 PPM-mg/L. 

 

       Tabela 3 – Valor do residual de O3 obtido nos experimentos. 

 
Experimentos 

 

 
Residual de ozônio – O3 

(PPM-mg/L) 
 

Ensaio microbiológico e  
Testes Físicos 

1,0 PPM-mg/L 
 

 
 

 
    6.2 Análise da viabilidade celular  

 

Os valores de absorbância obtidos pós-adição do XTT foram registrados segundo 

dados de interferência sobre a viabilidade celular de C. albicans, C. parapsilosis e S. aureus 

em biofilme (Figuras 10, 11 e 12). Registros das análises, nos três tempos estabelecidos (2, 5 

e 10 minutos), foram feitos incluindo-se os controles positivos e negativos, obtidos a partir 

das médias dos valores de absorbância.  

A Figura 10 reporta a viabilidade celular das células de C. albicans em biofilme 

formado sobre os dois materiais odontológicos, após tratamento com água ozonizada. Foi 

possível notar que, não houve redução da viabilidade celular para nenhum dos dois tipos de 

corpos de prova, nem tampouco para os tempos de tratamento com água ozonizada, em 

comparação com o controle positivo. As médias de valores de absorbância de viabilidade 

celular, após tratamento de resina e silicone com gluconato de clorexidina foram menores 

quando comparadas aos dos controles positivos. A média de viabilidade de C. albicans em 

silicone, particularmente, foi igual à média do controle negativo, mostrando que a solução de 

gluconato de clorexidina teve ação antimicrobiana superior à água ozonizada. 
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Figura 10 – Gráfico representativo dos valores médios de viabilidade celular (absorbância) de 
C. albicans em biofilme sobre resinas e silicones tratados com água ozonizada (2, 5 e 10 
minutos) e gluconato de clorexidina (10 minutos), com respectivos controles positivos e 
negativos. Valores de absorbância obtidos em 492 nm. 

 
 

 

Na Figura 11, o gráfico representa as médias de viabilidade celular de C. parapsilosis 

em biofilme sobre resina, após tratamento com água ozonizada. Notou-se que, quando o 

tratamento com água ozonizada foi mantido por 2 e 5 minutos, a viabilidade celular foi igual 

ao controle positivo, diferindo apenas para o tempo de 10 minutos de exposição. A ação 

inibitória foi expressiva quando os corpos de prova foram tratados com gluconato de 

clorexidina, porém com registro da inabilidade de erradicar os micro-organismos. 
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Figura 11 – Gráfico representativo dos valores médios de viabilidade celular (absorbância) de 
C. parapsilosis em biofilme sobre resinas tratadas com água ozonizada (2, 5 e 10 minutos) e 
gluconato de clorexidina (10 minutos), e respectivos controles positivos e negativos. Valores 
de absorbância obtidos em 492 nm. 

 
 

 

 A Figura 12 apresenta por meio do gráfico, os valores de viabilidade celular de S. 

aureus em biofilme sobre silicone, após tratamento com água ozonizada, e respectivos 

controles.  Constatou-se com esta análise, à exceção do tempo de 10 minutos, a viabilidade 

celular foi sempre maior se comparada ao controle positivo. No entanto, com gluconato de 

clorexidina, observou-se uma equivalência sobre ação inibitória com controle negativo. 
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 Figura 12 – Gráfico representativo dos valores médios de viabilidade celular (absorbância) 
de S. aureus em biofilme sobre silicones tratados com água ozonizada (2, 5 e 10 minutos) e 
gluconato de clorexidina (10 minutos), e respectivos controles positivos e negativos. Valores 
de absorbância obtidos em 492 nm. 

 
 

 

    6.3 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

 

As Figuras 13 e 14 demonstram a superfície da resina e silicone dos grupos controles 

(C. albicans) e tratados pela água ozonizada nos tempos 2, 5 e 10 minutos.  Além disso, frente 

à resina, observaram-se irregularidades na superfície. Foi possível observar, 

independentemente dos tempos de tratamento, a presença de células individuais ou em 

biofilme sobre as superfícies dos corpos de prova. Após análise criteriosa das imagens 

contidas na Figura 14, observa-se a estruturação de células em biofilme em resinas para os 

tempos 2, 5 e 10 minutos de tratamento, com crescente complexidade de acordo com o tempo. 

No entanto, com silicone, ocorreu aglomeração mais complexa de microrganismos, apenas 

para o tempo de 5 minutos. Estes eventos foram compatíveis com a análise da viabilidade 

celular em XTT. 
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Figura 13 – Fotomicrografias da superfície de resina e silicone, obtidas por MEV – A – 
Controle negativo resina; B – Controle positivo resina C. albicans; C – Controle negativo 
silicone; D – Controle positivo silicone C. albicans.  

 
 

 
Figura 14 – Fotomicrografias da superfície de silicone e resina, obtidas por MEV – E, F e G 
– Superfície de silicone com biofilme de C. albicans, tratada com água ozonizada por 2, 5 e 
10 min., respectivamente. H, I e J – Superfície de resina com biofilme de C. albicans, tratada 
com água ozonizada por 2, 5 e 10 min., respectivamente. 

 
 

 

As Figuras 15 e 16 demonstram a superfície da resina dos grupos controles (C. 

parapsilosis) e tratados pela água ozonizada nos tempos 2, 5 e 10 minutos.  Foi possível 

observar que o tratamento com água ozonizada não erradicou o biofilme de C. parapsilosis, 

independentemente dos tempos de tratamento. Adicionalmente, com o aumento do tempo de 

tratamento, foi possível observar pelas imagens, uma redução da carga microbiana, Figura 11. 

Novamente, estes eventos foram compatíveis com a análise da viabilidade celular em XTT, 

especialmente para o último tempo de tratamento. 

A B C D 
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Figura 15 – Fotomicrografias da superfície de resina, obtidas por MEV– A – Controle 
negativo resina; B – Controle positivo resina C. parapsilosis. 

 
 

 
 
Figura 16 – Fotomicrografias da superfície de resina, obtidas por MEV – C, D e E – 
Superfície de resina com biofilme de C. parapsilosis, tratada com água ozonizada por 2, 5 e 
10 min, respectivamente. 

 
 

 

Nas Figuras 17 e 18 observa-se a superfície do silicone dos grupos controles (S. 

aureus) e tratados com água ozonizada nos tempos 2, 5 e 10 minutos.  Constatou-se que, 

células individuais ou em biofilme mantiveram-se sobre as superfícies dos corpos de prova. 

Não ocorreu erradicação desta espécie bacteriana em nenhum dos tempos de tratamento. 

Porém, variações quanto à complexidade do biofilme ocorreram entre os grupos, com 

correspondência aos testes de viabilidade celular. 

 

Figura 17 – Fotomicrografias da superfície de silicone, obtidas por MEV – A – Controle 
negativo silicone; B – Controle positivo silicone S. aureus. 

 
 



58 

 
 

Figura 18 – Fotomicrografias da superfície de silicone, obtidas por MEV – C, D e E – 
Superfície de silicone com biofilme de S. aureus, tratada com água ozonizada por 2, 5 e 10 
min, respectivamente. 

 

 
  

 

A Figura 19 apresenta a imagem obtida por MEV, de biofilme de C. albicans e C. 

parapsilosis sobre a superfície de resina após tratamento de 10 minutos com solução de 

gluconato de clorexidina. Notou-se a inatividade deste composto em eliminar as células 

microbianas, porém, com estruturação mais simples, de forma mais isolada. Adicionalmente, 

este tratamento promoveu uma alteração da superfície dos corpos de prova, revelando 

aparência rugosa. Com relação aos corpos de prova de silicone, este evento foi comum ao 

anterior, Figura 20. Os resultados destas imagens, comparados à análise com XTT 

demonstram que as células apresentaram redução na viabilidade, apesar de mantidas na 

superfície. Valorizando-se o experimento com silicone, observou-se que as espécies de C. 

albicans e S. aureus, continuaram ligadas à superfície dos corpos de prova, porém com 

viabilidade nula, ou seja, equivalente ao controle negativo. 

 
 
Figura 19 – Fotomicrografias da superfície de resina, obtidas por MEV – A e B – Superfície 
de resina com biofilme de C. albicans e C. parapsilosis, respectivamente, tratadas com 
Gluconato de clorexidina por 10 min. 
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Figura 20 – Fotomicrografias da superfície de silicone, obtidas por MEV – A e B – 
Superfície de silicone com biofilme de S. aureus e C. albicans, respectivamente, tratada com 
gluconato de clorexidina por 10 min. 

 

 
 
 
 

    

 6.4 Teste de resistência flexural – resinas 

             
 
           6.4.1 Teste de resistência flexural após tratamento com água ozonizada e   
                    gluconato de clorexidina. 
 
 
 A Tabela 4 mostra que ao aplicar o teste T para comparar as médias dos valores 

de resistência flexural entre os grupos de tratamento – água ozonizada e gluconato de 

clorexidina – constatou-se que não houve diferença com significância estatística, P > 0,05 

(Tabela 4). Isso sugere que não houve diferença significativa entre os diferentes tratamentos 

sobre as propriedades físicas da resina. 

  

Tabela 4 – Valores médios da Resistência Flexural (MPa) e desvio padrão (dp) após 
tratamento com água ozonizada (10 minutos, uma vez ao dia, durante 30 dias) e gluconato de 
clorexidina (10 minutos, uma vez ao dia, durante 30 dias). 
 

 
N° de 

amostras 

Média da Resistência Flexural (MPa) 
e Desvio padrão 

(Tratamento água ozonizada) 

Média da Resistência Flexural (MPa)  
e Desvio padrão 

(Tratamento gluconato de clorexidina) 

 
30 

51,61 
 

(4,59 dp) 

50,22 
 

(5,91 dp) 

 Nota: P > 0.05, pelo teste T. 
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     6.5 Teste de dureza – silicones 

 

 

             6.5.1 Teste de dureza após tratamento com água ozonizada  

       

As médias dos valores de dureza revelaram que os períodos de 30 dias de 

armazenagem em água destilada e 30 dias de tratamento com água ozonizada exerceram 

influência sobre o silicone, com um aumento da dureza. Os testes estatísticos mostraram que, 

independentemente do grupo de silicone (cor), quando as médias dos valores da dureza 

SHORE A foram comparadas entre os três períodos: imediato (26,34), armazenagem de 30 

dias em água destilada (35,34) e 30 dias e desinfecção com água ozonizada (33, 75) houve 

diferença com significância estatística, (P < 0,05). Observou-se também que o período de 30 

dias de tratamento com água ozonizada promoveu uma diminuição da dureza, comparado ao 

período de 30 dias de armazenagem em água destilada, Tabela 5. 

 

Tabela 5 – Média geral da dureza SHORE A, independente da pigmentação do silicone, nos 
diferentes períodos, após desinfecção de 30 dias com água ozonizada. 
 

Períodos Médias da dureza SHORE A 
e Desvio Padrão (dp) 

 
Imediato 

 

 
26,34 A 
(1,33 dp) 

 
30 dias de armazenagem em água destilada 

 

 
35,34 B 
(1,23 dp) 

 
30 dias de tratamento com água ozonizada 

 

 
33,75 C 
(1,63 dp) 

Nota: Médias seguidas da mesma letra maiúscula na coluna não diferem estatisticamente entre si em nível de 95% de 
confiabilidade (p < 0,05), pelo Teste de Tukey. 
 

 Na tabela 6, é possível observar que quando os grupos de silicone (com ou sem 

pigmento) foram comparados entre si para cada período (imediato, 30 dias de armazenagem 

em água destilada e 30 dias de tratamento com água ozonizada), os valores não apresentaram 

diferença com significância estatística, P > 0,05. 

 A mesma tabela mostra que quando os períodos (imediato, 30 dias de armazenagem 

em água destilada e 30 dias de tratamento com água ozonizada) foram comparados entre si, 

para cada grupo de silicone (com ou sem pigmento), os valores apresentaram diferença com 
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significância estatística (P < 0,05), com exceção, entre os períodos: 30 dias de armazenagem 

em água destilada e 30 dias de tratamento com água ozonizada para o grupo de silicone de 

pigmento médio (P > 0,05), que ao contrário, não apresentaram diferença com significância 

estatística. 

 

Tabela 6 – Valores médios da dureza SHORE A de cada grupo de silicone, em função ou não 
da pigmentação, nos diferentes períodos, após a desinfecção de 30 dias com água ozonizada. 
 

 
Grupos de 
Silicones 

Média 
Imediato e  

Desvio Padrão (dp)  

Média 
30 dias de armazenagem 

em água destilada e 
Desvio Padrão (dp) 

Média 
30 dias de desinfecção 
com água ozonizada e 

Desvio Padrão (dp) 

Grupo Incolor 
 

26,47 Aa 
 

(0,93 dp) 
 

34,77 Ab 
 

(0,93 dp) 

32,83 Ac 
 

(2,22 dp) 

 
Grupo Médio 

 

25,77 Aa 
 

(1,27 dp) 
 

35,37 Ab 
 

(1,26 dp) 

34,5 Ab 
 

(1,22 dp) 

 
Grupo Preto 

 

26,8 Aa 
 

(1,62 dp) 

35,9 Ab 
 

(1,62 dp) 

33,93 Ac 
 

(1,22 dp) 

  Nota: Médias seguidas da mesma letra maiúscula na coluna e minúscula na linha, não diferem estatisticamente entre si em 
nível de 95% de confiabilidade; (p >0,05), pelo Teste de Tukey. 

 

 

           6.5.2 Teste de dureza após tratamento com gluconato de clorexidina 4%. 

 
 A Tabela 7 mostra as médias dos valores de dureza SHORE A, quando os períodos 

(imediato, 30 dias de armazenagem em água destilada e 30 dias de tratamento com gluconato 

de clorexidina a 4%) foram comparados entre si, independentemente do grupo de silicone 

(com ou sem pigmento), constatou-se que houve diferença estatisticamente significativa (P < 

0,05). É possível observar que o período de 30 dias de tratamento com gluconato de 

clorexidina promoveu uma diminuição da dureza, comparado ao período de 30 dias de 

armazenagem em água destilada. 
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Tabela 7 – Média geral da dureza SHORE A, independente da pigmentação do silicone, nos 
diferentes períodos, após desinfecção de 30 dias com gluconato de clorexidina. 
 

Períodos Médias da dureza SHORE A 
e Desvio Padrão (dp) 

 
Imediato 

 

 
26,34 A 
(1,33 dp) 

 
30 dias de armazenagem em água destilada 

 

 
35,34 B 

(1,23 dp) 
 

30 dias de tratamento  
com gluconato de clorexidina 

 

 
32,85 C 
(2,98 dp) 

Nota: Médias seguidas da mesma letra maiúscula na coluna não diferem estatisticamente entre si em nível de 95% 
confiabilidade (p < 0,05), pelo Teste de Tukey. 
  

   

A Tabela 8 apresenta os valores médios da dureza SHORE A de cada grupo de 

silicone, em função ou não da pigmentação, nos diferentes períodos, após a desinfecção com 

gluconato de clorexidina. Observou-se que quando os grupos de silicone foram comparados 

entre si para cada período, não houve diferença estatisticamente significante (P > 0,05), à 

exceção do grupo médio, que apresentou diferença estatisticamente significativa (P < 0,05), 

após 30 dias de desinfecção com gluconato de clorexidina, com um valor médio de dureza 

menor do que os outros grupos (incolor e preto). Além disso, observou-se que houve 

diferença estatisticamente significativa entre todos os períodos, exceto entre de 30 dias de 

armazenamento em água destilada e 30 dias de desinfecção com gluconato de clorexidina para 

o grupo preto, que não apresentou diferença (P > 0,05). 
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 Tabela 8 – Valores médios da dureza SHORE A de cada grupo de silicone, em função ou não 
da pigmentação, nos diferentes períodos, após a desinfecção de 30 dias com gluconato de 
clorexidina. 
 

 
Grupos de 
Silicones 

Média 
Imediato e 

 Desvio Padrão (dp)  

Média 
30 dias de armazenagem 

em água destilada e  
Desvio Padrão (dp) 

Média 
30 dias de desinfecção 

com gluconato de 
clorexidina e  

Desvio Padrão (dp) 

Grupo Incolor 
 

26,46 Aa 
 

(0,93 dp) 
 

34,77 Ab 
 

(0,93 dp) 

33, 08 Ac 
 

(1,94 dp) 

 
Grupo Médio 

 

25,77 Aa 
 

(1,27 dp) 
 

35,37 Ab 
 

(0,85 dp) 

30,3 Bc 
 

(1,76 dp) 

 
Grupo Preto 

 

26,8 Aa 
 

(1,62 dp) 

35,9 Ab 
 

(1,62 dp) 

35,19 Ab 
 

(1,22 dp) 

 Nota: Médias seguidas da mesma letra maiúscula na coluna e minúscula na linha, não diferem estatisticamente entre si em 
nível de 95% de confiabilidade (p < 0,05), pelo Teste de Tukey. 
 

  

Ao aplicar o teste T para comparar os valores médios de dureza SHORE A, 

independentemente do grupo de silicone (com ou sem pigmento), em relação aos tipos de 

desinfecção utilizados: 30 dias de tratamento com água ozonizada e 30 dias de tratamento 

com gluconato de clorexidina, constatou-se que não houve diferença estatisticamente 

significativa, (P > 0,05), Tabela 9. 

 

  Tabela 9 – Comparação entre os valores médios da dureza para os dois tipos de tratamento,      
água ozonizada e gluconato de clorexidina, após 30 dias, independente do grupo de silicone. 
 

N° de 
Amostras 

Média Dureza  
30 dias de tratamento  
com água ozonizada 

e Desvio Padrão 

Média Dureza  
 30 dias de tratamento 

com gluconato de clorexidina  
e Desvio Padrão 

 

30 

33,75 A 

(1,63 dp) 

32,85 A 

(2,98 dp) 

   Nota: P > 0.05, pelo teste T, não houve diferença estatisticamente significativa 
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7  DISCUSSÃO 

  
 
 O gás ozônio e água ozonizada em altas concentrações têm surgido como agente 

antimicrobiano potencial (NAGAYOSHI et al., 2004a). O valor da concentração, aqui obtido, 

pode ser considerado satisfatório para atuar como antimicrobiano, uma vez que, em outros 

estudos, já foi demonstrada esta ação contra micro-organismos em concentrações ainda 

menores (SADATULLAH; MOHAMED; RAZAK, 2014).  

Este estudo é pioneiro quanto à avaliação da água ozonizada e sua interferência na 

viabilidade celular em biofilme por C. albicans, C. parapsilosis e S. aureus, formado sobre 

resina e silicone.  

Considerando as variáveis de tempo, concentração do ozônio e fluxo interrompido, a 

ação inibitória não ocorreu conforme esperado. Os índices maiores de viabilidade celular para 

os grupos tratados, em comparação com os controles, indicam a instabilidade do ozônio na 

água, para tempo de exposição de tratamento, quando sua reposição não é refeita. Desta 

forma, o tratamento com fluxo interrompido não deve ser adotado como protocolo de 

desinfecção de resinas e silicones utilizados em odontologia.  

Alguns estudos relataram que condições de alcalinidade e temperaturas maiores que 

20º C podem diminuir o efeito antimicrobiano do ozônio (LANGLAIS, RECKHOW E 

BRINK, 1991; WICKRAMANAYAKE, 1991; KHADRE; YOUSEF; KIM, 2001; VIDAL, 

2003). Os resultados da atual pesquisa corroboram com esta afirmativa, uma vez que os 

registros de pH da água foram mantidos em 7,1 e a temperatura em 25ºC, o que pode explicar 

a redução da atividade da água ozonizada.  

Comparando-se a viabilidade celular entre os grupos tratados e não tratados frente ao 

biofilme de C. albicans, a atividade celular maior para o grupo tratado, pode ser justificada 

por alterações que o ozônio induziu sobre os componentes de matriz, com consequente 

ruptura da mesma. As camadas internas podem ter sido expostas, com subsequente liberação 

de micro-organismos viáveis, cuja concentração do ozônio não foi capaz de matar. Evento 

comum, na avaliação geral, para os tempos de 2 e 5 minutos. A manutenção da concentração 

do ozônio diluído em água é um fator de extrema importância para atividade antimicrobiana 

do mesmo, conforme descrição previa estabelecida por Traina et al. (2007) e Traina (2008). 

 O índice de viabilidade celular inferior do grupo controle se comparado ao tratado, 

também foi um fato inédito.  A utilização do ozônio em baixas concentrações, comum neste 

estudo, pode ser uma estratégia segura de oxigenação local, pelo maior aporte de íons de 
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oxigênio, o que certamente pode melhorar a atividade celular, mas não o suficiente para 

desinfecção. 

Características microbiológicas individuais devem ser valorizadas neste estudo, frente 

à suscetibilidade antimicrobiana ao ozônio (NAGAYOSHI et al., 2004b). Este gás diluído em 

água pode ser considerado uma fonte de suplemento de oxigênio, para alguns micro-

organismos, com interferência sobre outros oxidantes celulares e sinalizadores de eventos 

dependentes do oxigênio. Assim, C. parapsilosis correspondeu à espécie mais sensível ao 

ozônio dentre os micro-organismos estudados. Do mesmo modo, a espécie S. aureus sofreu 

interferência sobre sua viabilidade celular, porém não foi erradicada. Ressalta-se que este 

estudo foi conduzido apenas com células em biofilme maduro, portanto, maior complexidade 

de respostas biológicas. Estudos futuros poderão ser mais satisfatórios, se conduzidos com 

concentrações e tempos de administração maiores. 

A presença de células individuais ou em biofilme sobre os corpos de prova tratados 

com água ozonizada, observada com o recurso de microscopia eletrônica de varredura, 

garante a informação de que o protocolo, aqui definido, não foi ideal para desinfecção, nem 

tampouco para remoção microbiana. Ainda, não há respaldo na literatura disponível para 

explicar amplamente, o mecanismo pelo qual a água ozonizada não atuou sobre os micro-

organismos, conforme esperado, para os mesmos critérios adotados nesta pesquisa. Outro 

aspecto relevante demonstrado nesta pesquisa, pelas imagens de MEV, retratou 

irregularidades sobre a superfície da resina e silicone. Conforme descrição prévia, a 

polimerização e subsequente polimento da resina não é um processo uniforme, o que leva 

variações estruturais sobre sua superfície (RADFORD; CHALLACOMBE; WALTER, 1998). 

De modo geral, a presença de micro orifícios e/ou irregularidades se constitui como uma 

condição predisponente para formação e estruturação de complexos microbianos, com maior 

dificuldade para sua erradicação.  

Novamente, propriedades biológicas individuais de virulência – biofilme – para as 

espécies C. albicans e C. parapsilosis devem ser consideradas, uma vez que micro-

organismos remanescentes foram vistos em associação com as resinas, mesmo após 

tratamento com água ozonizada. Provavelmente, a força de aderência microbiana aos 

diferentes tipos de superfície foi determinante para colonização, e consequentemente, 

manutenção em biofilme, com aprisionamento destas espécies, como já mencionado nos 

estudos de Arita et al. (2005), Subramani et al. (2009),  Kurtulmus et al. (2010) e Ariani et al. 

(2012). 
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Na atual pesquisa, a solução de gluconato de clorexidina, considerada padrão ouro na 

odontologia, apresentou ação antimicrobiana mais efetiva se comparada à água ozonizada. 

 Este resultado apoia o estudo de Ariani et al. (2015), no qual o gluconato de 

clorexidina foi o produto mais efetivo contra biofilmes mistos. Em biofilmes, o tempo de 

contato com a solução de gluconato de clorexidina, superior a 3 minutos já apresenta 

atividade antimicrobiana (HOPE; WILSON, 2004). Assim, 10 minutos, favoreceu a melhor 

atividade antimicrobiana, porém não foi capaz de retirar as células remanescentes, em grupo 

ou isoladas sobre a superfície da resina. Em consideração à alteração da superfície dos corpos 

de prova de resina e silicone tratados por esta solução nesta pesquisa, se faz necessária uma 

análise criteriosa sobre o real benefício desta solução como desinfetante, uma vez que 

rugosidades potencializam a formação de biofilme. 

 Diante da ineficácia da água ozonizada para atuar sobre aglomerados microbianos 

aderidos às resinas e silicones, demonstrados neste estudo, vale ressaltar que, estes, 

caracterizaram-se como biofilmes maduros, condição que implica na redução da penetração 

de agentes antimicrobianos até as camadas mais profundas, sobretudo em concentrações e 

tempos insuficientes. Estes dados corroboram com outros estudos, no que se refere à 

resistência do biofilme aos desinfetantes (COSTERTON; STEWART; GREENBERG, 1999; 

SENA et al., 2006; VAN ACKER; VAN DIJCK; CONYE, 2014). Quando constituídos em 

biofilme, os micro-organismos diferem muito no fenótipo em comparação com seus 

homólogos na forma planctônica. Embora, dados não demonstrados neste estudo, as células 

planctônicas, das mesmas espécies e sob as mesmas condições experimentais, porém em fluxo 

contínuo, se apresentaram inviáveis após o contato com solução aquosa de ozônio – estudo 

piloto de nosso grupo de pesquisa. Considerando-se dados pertinentes da literatura, resultados 

mais satisfatórios foram obtidos quanto à erradicação do biofilme, com soluções aquosas de 

ozônio em fluxo continuo, porém sobre o tempo de contato maior, isto é, de 60 até 360 

minutos de tratamento (AL-SAAD et al., 2015). Considerando-se concentrações maiores de 

ozônio, o estudo conduzido por Arita et al. (2005), apresenta resultados mais promissores. 

 Aspectos como a instabilidade, reatividade, presença de matéria orgânica, pH, 

temperatura, tipo de equipamento, fluxo contínuo/interrompido, devem ser levados em 

consideração para estudos sobre atividade antimicrobiana da água ozonizada, já que, estes, 

comprovadamente exercem influência sobre sua ação (RICE et al., 1981; LANGLAIS; 

RECKHOW; BRINK, 1991; UNITED STATES ENVIRONMENTAL PROTECTION 

AGENCY, 1999; LAPOLLI et al., 2003; DI BERNARDO; DANTAS, 2005; ZUMA; LIN; 
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JONNALAGADDA, 2009). Isso possivelmente justifique o fato, de os resultados serem 

controversos sobre a ação do ozônio em solução, nos estudos in vitro. Portanto, mais 

evidências são necessárias antes que o ozônio possa ser aceito como um produto alternativo 

de desinfecção, tanto para células planctônicas como para biofilme. 

 Os dados deste estudo comprovam a necessidade de se associar dois métodos de 

higienização das próteses: mecânico e químico, visto que os dois tipos de tratamento químicos 

aqui adotados não foram eficazes contra o biofilme (GOIATO et al., 2010a; PESQUEIRA et 

al., 2011).. 

O resultado da atual pesquisa, quanto à resistência flexural, adotando-se dois 

tratamentos distintos – água ozonizada e gluconato de clorexidina, mostrou que não houve 

diferença significante entre os mesmos, ambos se comportaram de forma equivalente frente às 

propriedades mecânicas da resina. De acordo com estudos prévios da literatura, o uso de 

produtos químicos convencionais, incluindo o gluconato de clorexidina interfere sobre as 

propriedades físicas dos materiais, o que implica na qualidade da resina (ROSE et al., 2000; 

GOIATO et al., 2009; GOIATO et al., 2010a; PESQUEIRA et al., 2011). 

Diante dos resultados aqui apresentados é possível afirmar que a resina acrílica ativada 

quimicamente teve o mesmo comportamento frente aos dois tipos de tratamento utilizados 

neste estudo. Pôde-se observar que tanto a água ozonizada quanto o gluconato de clorexidina 

tiveram resultados semelhantes sobre as propriedades mecânicas da resina. A resistência 

flexural é influenciada pelo grau de conversão dos monômeros em polímeros, alcançado 

durante a polimerização do material. Assim, quanto maior o grau de conversão, maior a 

resistência flexural da resina, resultando na melhoria de outras propriedades (LEVIN; 

SANDERS; REITZ, 1989). De fato, neste estudo, os dois tipos de tratamentos certamente 

atuaram de forma similar sobre o polimetilmetacrilato (PMMA), durante os 30 dias de 

ciclagem. 

As resinas possuem a propriedade de sorver água, quando imersas em líquidos durante 

certo período de tempo, devido à polaridade dos seus polímeros e ao fenômeno de difusão. 

Esta sorção de água leva a uma expansão (em torno de 0,3% linearmente) que compensa a 

contração da resina, o que ocorre durante o processo de polimerização, fato considerado 

benéfico. Por outro lado, a solubilidade da resina em água, pode ocasionar a perda de 

elementos constituintes através do lixiviamento (ANUSAVISE, 1998). A sorção de líquidos 

afeta as propriedades mecânicas das resinas acrílicas, podendo ainda estar associada ao 

manchamento das próteses. A solução de clorexidina como agente de desinfecção de próteses, 
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deve ser indicada com cautela, visto que existem efeitos adversos quando utilizada em longo 

prazo, como por exemplo, o manchamento dos materiais protéticos (dentes e base acrílica), 

além da alteração do paladar, se utilizada como enxaguatório bucal (PARANHOS et al., 2007; 

GOIATO et al., 2012; MORENO et al., 2013). 

 De acordo com Rezende (1975) e Rezende e Oliveira (1976), os materiais 

destinados para próteses faciais tendem a aumentar a dureza com o envelhecimento natural. O 

ideal, segundo Barnhart (1960) é que o material mantenha a sua flexibilidade por longo 

período de tempo. Neste estudo, apesar do silicone MDX4-4210 ter sofrido um aumento na 

sua dureza SHORE A em função do tempo de armazenagem em água destilada e da ação da 

desinfecção com água ozonizada, comparados ao período imediato, os valores médios se 

mantiveram dentro da faixa considerada desejável para próteses faciais (25 a 35 unidades 

SHORE A). Isto, provavelmente ocorreu como resultado da polimerização contínua que 

sofrem os materiais elastoméricos ao longo do tempo, evento que favorece o enrijecimento do 

silicone (ANUSAVICE, 2003; GOIATO et al., 2009).  

O aumento da dureza do silicone, aliada à cor e diferentes períodos, não foi 

significativa, à exceção entre os períodos de 30 dias de armazenagem em água destilada e 30 

dias de tratamento com água ozonizada para o grupo de silicone de pigmento médio. Este fato 

pode ser explicado em função de que, na composição desse pigmento há uma quantidade de 

óxido de ferro (Fe2O3), um componente inorgânico que promove estabilidade aos compostos 

do silicone (HAUG; ANDRES; MOORE, 1999a; 1999b). Como já demonstrada, a 

pigmentação das próteses faciais, pode alterar as características e propriedades físicas do 

material (GUIOTTI; GOIATO, 2003; 2004; GOIATO et al., 2009; 2010a), promovendo sua  

melhoria, com aumento do tempo de vida útil do material (KIAT-AMNUAY; LEMON; 

POWERS, 2002; KIAT-AMNUAY et al., 2006; PESQUEIRA et al., 2011; SANTOS et al., 

2011). 

Neste estudo, a redução da dureza do silicone após desinfecção de 30 dias com água 

ozonizada, em relação a 30 dias de armazenagem em água destilada, constituiu um evento 

inédito. Na literatura, é comprovado que o uso recorrente de produtos químicos convencionais 

de desinfecção/limpeza na prática clínica, leva ao aumento de dureza (GUIOTTI; GOIATO; 

SANTOS, 2010). Ressalta-se a necessidade de se buscar novas alternativas de desinfecção, 

com produtos efetivos e inertes, tanto para o portador quanto para prótese (POLYSOIS, 

1999b). Parece promissor que o tratamento com água ozonizada seja incluído nos protocolos 

de desinfecção de próteses de silicone, quanto à dureza, visto que, quanto mais macios, maior 
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adaptabilidade e característica de naturalidade a prótese. Todos os grupos de silicone (com ou 

sem pigmento), submetidos ou não à desinfecção com água ozonizada apresentaram valores 

ideais de dureza SHORE A, durante a ciclagem de 30 dias, mantendo um requisito 

fundamental para a textura das próteses faciais: a flexibilidade (CARVALHO, 1989; LEWIS; 

CASTLEBERRY, 1980).  

Apesar do silicone MDX4-4210 ter sofrido um aumento na sua dureza SHORE A em 

função do tempo de armazenagem em água destilada e gluconato de clorexidina, comparados 

ao período imediato, os valores médios se mantiveram dentro da faixa considerada desejável 

para próteses faciais. Este discreto aumento pode ter ocorrido como resultado da 

polimerização contínua que os materiais elastoméricos sofrem ao longo do tempo, evento que 

favorece o enrijecimento do silicone (ANUSAVICE, 2003; GOIATO et al., 2009). 

Interessantemente, a solução de gluconato de clorexidina apresentou uma menor alteração na 

dureza, quando comparada ao período de 30 dias de armazenagem em água destilada, evento 

bastante favorável, visto que, o uso recorrente dos produtos convencionais de desinfecção na 

prática clínica, comprovadamente alteram as propriedades físicas de diversos materiais.     

Novamente, destaca-se o grupo de pigmento médio com menor dureza, após o tratamento com 

gluconato de clorexidina. Possivelmente, este fato ocorreu, uma vez que, o pigmento pode 

sofrer dissolução quando compostos químicos são utilizados, promovendo alterações de 

resistência à compressão deste pigmento. Neste sentido, as partículas se tornam mais frágeis, 

com provável degradação e dissolução dos pigmentos (GOIATO et al., 2004). 

O grupo de silicone preto destacou-se frente aos valores de dureza sem significância 

estatística entre os períodos de 30 dias em água destilada e gluconato de clorexidina. O 

pigmento preto possui o elemento químico cobalto (Co), que funciona como uma partícula de 

carga, a qual interage com a matriz do silicone, dando maior estabilidade (GOIATO et al., 

2004). Este dado pode justificar a estabilidade da dureza do silicone de pigmento preto, aqui 

observada. 

 A desinfecção química das próteses bucomaxilofaciais com soluções desinfetantes não 

irritantes garante a manutenção da saúde dos tecidos, pois quando devidamente higienizadas, 

minimizam o risco de infecções (YU; KORAN; CRAIG, 1980). Para este fim, destacam-se o 

sabão neutro e as soluções efervescentes de gluconato de clorexidina de 2 a 4%; no entanto, 

sua exposição frequente pode interferir nas propriedades físicas do silicone (GOIATO et al., 

2010a; PESQUEIRA et al., 2011). 
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O presente estudo apresentou algumas limitações quanto ao uso da água ozonizada 

sobre propriedades microbiológicas, entretanto foi pioneiro em avaliar as alterações nas 

propriedades mecânicas de RAAQ e do silicone MDX4-4210 tratados com esta solução. 
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8 CONCLUSÕES 

 
 

Considerando-se os resultados obtidos neste estudo, pode-se concluir que: 

 

- A água ozonizada na concentração de 1,00 PPM-mg/L, em fluxo interrompido, não 

exerce ação antimicrobiana sobre biofilmes maduros de C. albicans, C. parapsilosis e S. 

aureus, para os tempos de tratamento estabelecidos; 

 

- A solução de gluconato de clorexidina é mais efetiva do que água ozonizada, quanto 

à diminuição da viabilidade celular de C. albicans, C. parapsilosis e S. aureus em biofilme 

sobre resina e silicone;  

 

- A água ozonizada e a solução de gluconato de clorexidina não diferem quanto ao 

efeito sobre a resistência flexural de resinas acrílicas ativadas quimicamente; 

 

- Todos os grupos, pigmentados ou não, submetidos ou não ao tratamento químico 

apresentaram valores clinicamente aceitáveis de dureza SHORE A; 

  

- As duas soluções desinfetantes, água ozonizada e gluconato de clorexidina não 

atuam na erradicação de células remanescentes em biofilme; 

 

- Irregularidades na superfície da resina acrílica e silicone podem funcionar como um 

reservatório de micro-organismos que, mesmo após tratamentos químicos de desinfecção, 

permanecem aderidos ao material, havendo a necessidade da associação de métodos de 

higienização: mecânico e químico; 

 

- Adequações sobre os parâmetros tempo, concentração e ação contínua do ozônio 

deverão ser instituídas para novos protocolos de desinfecção, minimizando o risco para 

infecção bucomaxilofacial.   
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